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El presente estudio tuvo como objetivo determinar la capacidad de remoción de nitratos 
(N-NO3⁻) y fosfatos (PO₄³¯) en Aguas Residuales Municipales (ARM) por microalgas 
libres e inmovilizadas. Se utilizaron cepas provenientes de los afluentes de la Planta de 
Recuperación de las Aguas del Río Surco (Lima, Perú) y se evaluó su capacidad de 
remoción de N-NO3⁻ y PO₄³¯ durante 10 días, a nivel laboratorio, en ARM con 
tratamiento primario, tanto de forma libre como inmovilizadas en discos de alginato de 
sodio al 4%. Los cepas obtenidas se identificaron como Chlorella sp y Chlamydomonas 
sp. Ambas tuvieron un buen crecimiento en ARM, especialmente Chlamydomonas sp, la 
cual reportó los mayores valores en los parámetros cinéticos de crecimiento. El cultivo 
de Chlorella sp. libre fue el que registró uno de los valores más altos de porcentaje 
(71.25%) y tasa de remoción (0.43 mg/l/día) de N-NO3⁻, y los máximos valores de 
dichos parámetros para PO4
3-
 (83.69%; 0.09 mg/l/día), así como para el índice de 
eficacia (EI) de ambos nutrientes, comparado con los de Chlamydomonas sp. Los 
cultivos inmovilizados de ambas especies reportaron valores altos de remoción, entre 
56% a 67% para N-NO3⁻ y  78% a 81% para PO4
3-
, este último fue removido en 24 
horas en la mayoría de los cultivos. La inmovilización fue el principal factor que afectó 
la capacidad de remoción de nutrientes. Ambas cepas mostraron ser eficientes en la 
remoción de nutrientes en ARM, especialmente de PO4
3-
, con valores cercanos a los 
máximos reportados para ambas especies en estudios previos. 







The aim of this investigation was to determinate the nitrate (N-NO3⁻) and phosphate 
(PO4
3-
) removal capacity of free and immobilized microalgae in Municipal Wastewater 
(MW). Strains were isolated from Planta de Recuperación de las Aguas del Río Surco 
(Lima, Perú) influent. Their N-NO3⁻ and PO4
3-
 removal capacity were evaluated during 
10 days in MW with primary treatment in batch cultures with free and immobilized cells 
in 4% sodium alginate discs. Strains were identified as Chlorella sp and 
Chlamydomonas sp. Both showed good growth in MW, especially Chlamydomonas sp., 
which reported the highest value of kinetic growth parameters. Free Chlorella sp. culture 
reported one of the highest values of N-NO3
-
 removal percentage (71.25%) and rate 
(0.43 mg/l/día), and the maximum values of PO4
3- 
removal parameters (83.69%; 0.09 
mg/l/día) and efficacy index (EI) for both nutrients compared with Chlamydomonas sp. 
Immobilized cultures reported high values of nutrient removal, between 56% to 67% for 
N-NO3⁻ and 78% to 81% for PO4
3-
. In most microalgae cultures, high percentages of 
PO4
3- 
(76-80%) were removed in 24 hours. Method of culture (free or immobilized) was 
the main factor affecting the nutrient removal capacity. Strains were efficient in nutrient 
removal in MW, especially for PO4
3-
, with values close to the maximum ones reported 
for both species in previous studies.   
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El veloz incremento de la población mundial y la mejora de los niveles de vida en ciertas 
regiones del planeta han incrementado el consumo per cápita del agua. Esto ha llevado a 
que 6 000 millones de personas se enfrenten a una grave crisis hídrica en todo el mundo. 
Si a esto le sumamos la contaminación diaria de 2 millones de toneladas de desechos de 
todo tipo en fuentes de agua dulce, el panorama hídrico se agrava aún más. 
 
En Latinoamérica, menos del 20% del agua residual recibe un tratamiento adecuado, 
mientras que en Perú, el 70.9% de las mismas (530 millones de m³/año) no son tratadas. 




 (tratamiento terciario) es deficiente en 
nuestro país, y más aún en la capital, donde ninguna planta lleva a cabo este tipo de 
tratamiento de forma directa. El impacto de las aguas carentes de tratamiento terciario 
reside en la gran concentración de nutrientes que contienen, provocando el fenómeno 
llamado eutrofización en los cuerpos de agua receptores. Asimismo, la presencia de 
metales pesados y compuestos orgánicos de difícil degradación en estos efluentes causan 
problemas a largo plazo. La salud y la disponibilidad de agua potable pueden verse muy 
afectadas en zonas aledañas a dichos cuerpos de agua, no solo debido a la 
descomposición de los organismos muertos, sino también a la producción de olores 
fétidos como consecuencia de la liberación de hidrógeno sulfurado y el aumento de 
focos infecciosos. 
 
En la actualidad, el tratamiento convencional de aguas residuales enfrenta el reto de 
disminuir dicho  exceso de nutrientes a niveles normales. Los métodos químicos y 
físicos, que son los más utilizados a nivel mundial, son costosos, no tan efectivos y, al 
ser no naturales, tienen un impacto considerable en el ecosistema. El Tratamiento 
Terciario Biológico (TBT) usando microalgas tiene la ventaja de ser un método natural, 
  
eficiente y productivo, ya que la biomasa obtenida en el proceso puede ser utilizada en la 
producción de fertilizantes, biocombustibles, suplemento alimenticio en acuicultura, 
entre otros. A esto se suma la oxigenación natural de los cuerpos de agua por parte de 
estos microorganismos, reestableciendo el equilibrio ecológico en ellos. 
 
Sin embargo, el mayor problema que enfrenta el tratamiento de aguas residuales 
mediante este método es la remoción de la biomasa microalgal en suspensión del agua 
tratada. Los procesos convencionales son costosos, con alta demanda energética y 
requieren de una serie de etapas para recuperar por completo dicha biomasa. Ante esto, 
surge la posibilidad de utilizar matrices de diferente naturaleza que puedan inmovilizar 
microalgas y evitar el proceso engorroso de removerlas de la forma convencional.  
La inmovilización con matriz de alginato ha probado ser eficiente en la remoción de 
nutrientes. Las ventajas de este compuesto residen en la ausencia de reacciones extremas 
en su preparación, bajo costo, baja toxicidad, mayores tasas de remoción y fácil 
recuperación de las células inmovilizadas. Asimismo, las formas de las matrices juegan 
un rol importante al momento de permitir el pase y captura de luz por las células 
microalgales, lo que repercute directamente en la biomasa y compuestos derivados del 
metabolismo celular producidos. Nuevas variantes en las formas de las matrices han 
permitido alcanzar mayores tasas de remoción y mayor biomasa microalgal, entre las 
que se encuentran las matrices en forma de paneles y, la más reciente, en forma de 
discos. En tal sentido, el futuro del tratamiento de aguas residuales con microalgas 
conlleva la utilización de estas matrices, los cuales pueden ser reusables, económicas y 
fácilmente manejables. 
 





 en aguas residuales municipales mediante microalgas libres e inmovilizadas en 




Las microalgas son un conjunto de microorganismos autótrofos que poseen una alta tasa 
de conversión de energía solar a biomasa, así como un uso eficiente de nutrientes 
inorgánicos, lo que les permite aumentar sus poblaciones rápidamente a la par que 
oxigenan el medio en donde se desarrollan y capturan el CO₂ atmosférico (de la Noüe, 
1992; Benemann et al., 1987; Li et al., 2008). En general, las diferentes especies de 
microalgas clorofitas presentan rangos variables de remoción de nitrógeno (N) y fósforo 
(P) que van desde un 8% hasta un 100% (Cai et al., 2013), y algunas de ellas pueden ser 
heterotróficas o mixotróficas, por lo cual son capaces de consumir materia orgánica que 
pudiera estar presente (Wang et al., 2010a). Por otro lado, microalgas del grupo de las 
cianobacterias o cianofitas han mostrado gran efectividad en la disminución de las 
concentraciones de N y P en un 96% y 87%, respectivamente (Olguin et al., 2003). 
Gracias a esta capacidad de remoción de nutrientes, el uso de microalgas para el TBT de 
aguas residuales se ha convertido en una opción eficiente y productiva de tratamiento, 
sin que este genere impactos negativos en el ecosistema como sí lo ocasionan 
Tratamientos Terciarios Físico-químicos (de la Noüe, 1992).  
El N presente en aguas residuales proviene principalmente de las conversiones 
metabólicas de los compuestos derivados de las deposiciones (urea y proteínas), 
mientras que el 50% o más del P procede de detergentes sintéticos. Las principales 







) y ortofosfato (PO4
3-
), referido este último, de aquí en adelante, 





compuestos más difíciles de remover en aguas residuales (de-Bashan y Bashan, 2010; 
Abdel-Raouf et al., 2012). La asimilación de NO3
-
 por algas eucariotas involucra cuatro 
pasos principales: 1) translocación de NO3
- 





por la acción de la enzima nitrato reductasa y la transferencia 
  
de dos electrones por parte de la forma reducida del dinucleótido de nicotinamida y 




por la acción de la enzima nitrito 
reductasa y la transferencia total de 6 electrones por la ferredoxina (Fd); y 4) la 
incorporación del NH4
+ 
en el aminoácido L-glutamina gracias a la acción de la glutamina 
sintetasa y de una molécula de adenosin trifosfato (ATP). En el caso de PO4
3-
, su 
asimilación comprende dos pasos importantes: 1) transporte activo de PO4
3- 
a través de 
la membrana celular con el consecuente consumo de energía derivado de la fotosíntesis; 
y 2) incorporación en compuestos orgánicos a través del proceso de fosforilación, lo que 
involucra la generación de una molécula de ATP a partir de adenosin difosfato (ADP). 
En el caso de exceso de P, las microalgas pueden acumularlo en cuerpos de polifosfatos 
y utilizarlo cuando este se convierta en el nutriente limitante (Cai et al., 2013; 
Grobbelaar, 2013) 
El uso de microalgas para el tratamiento de aguas residuales data de finales de los años 
50 cuando un grupo de investigadores de la Universidad de California acuñó el concepto 
de Laguna Algal de Alta Tasa (HARP, por sus siglas en inglés) para el tratamiento de 
desechos orgánicos. Sin embargo, no fue hasta los años 70 que dicha idea se extendió 
por diferentes países de Asia y en Estados Unidos de América (de la Noüe, 1992; 
Ferrera-Cerrato et al., 2006). En 1974, Chung et al fueron los primeros en poder cultivar 
Spirulina platensis en aguas residuales de granjas de cerdos y, posteriormente, Mitchell 
y Richmond (1988) lograron optimizar el medio Zarrouk para dicho género con aguas 
residuales de ganado.  Durante las siguientes décadas, diferentes especies de microalgas 
clorofitas, como Chlorella pyrenoidosa, Desmodesmus quadricaudatus o 
Chlamydomonas spp., comenzaron a ser utilizadas para remover nutrientes de efluentes 
de todo tipo e incluso degradar contaminantes como petróleo (Rawat et al., 2011).  
Debido a la gran cantidad de biomasa producida gracias a las características antes 
mencionadas, y a los productos derivados del metabolismo microalgal, estos organismos 
han logrado posicionarse en el mercado y se han convertido en una gran fuente de 
recursos económicos para las industrias relacionadas a ella, especialmente en los 
  
sectores de alimentos y biocombustibles (Pulz, 2001). Por ejemplo, géneros como 
Chlorella y Spirulina se encuentran entre las primeras microalgas cultivadas y 
comercializadas desde los años 50 y 60 del siglo pasado como ―suplementos dietéticos‖ 
en Japón, Taiwan y México (Myers et al., 1951; Tamiya, 1957; Durand-Chastel, 1980; 
Soong, 1980; Shimamatsu, 2004).  De igual manera, especies de Chlorella se utilizan 
actualmente para la extracción de pigmentos carotenoides, como astaxantina, 
cantaxantina y zeaxantina, de amplio uso en industria acuícola y nutraceútica por el 
poder antioxidante que presentan (Arad et al., 1993; Lemoine et al., 2010; Koo et al., 
2012). En la actualidad, el número de usos de ambos abarca una gran variedad de 
industrias, generando una gran demanda económica, con un mercado global de US$2.1 
billones solo en el 2010 (Borowitzka, 2013). 
A pesar de las ventajas señaladas anteriormente, uno de los obstáculos más importantes 
en la remoción de la biomasa microalgal del medio de cultivo o de los efluentes 
residuales tratados reside en sus técnicas de cosecha (filtración, flotación, floculación, 
sedimentación, etc.), las cuales no son simples, baratas ni adecuadas a cultivos outdoor a 
gran escala. Este inconveniente es la razón principal por la cual no se pueden desplegar 
cultivos microalgales para el TBT de grandes volúmenes de aguas residuales (Hoffman, 
1998; Abdel-Raouf et al., 2012). Los métodos de separación tradicionales gastan 
aproximadamente el 30% de la energía de la etapa de cultivo (Ozkan et al., 2012), lo que 
repercute directamente en la eficiencia del proceso y en los costes de producción. Ante 
esto, las técnicas de inmovilización constituyen una solución sencilla y de bajo costo 
para tal fin. 
El concepto de inmovilización celular se refiere a la restricción del movimiento 
independiente de una célula viva en la fase acuosa de un sistema por medios naturales o 
artificiales (Tampion y Tampion, 1987). Su registro se remonta a finales de los años 60, 
fecha en la cual se comenzó a adoptar mejores técnicas y a expandirse en la literatura 
científica (Papageorgiou, 1987). Si bien existen varias técnicas de inmovilización, el 
entrampamiento es la más utilizada a nivel laboratorio y en algunos procesos a nivel 
  
industrial. Existen diferentes compuestos utilizados para inmovilizar células. Entre las 
matrices más importantes se encuentran los alginatos, carragenanos y el quitosano. De 
los tres, la más ampliamente usada es el alginato, el cual es un polisacárido aniónico 
componente de la pared celular de algas pardas (Phaeophyta) formado por unidades de 
ácido β (1-4) D-manurónico y ácido α (1-4) L-gulurónico.  
Una de las principales ventajas que presenta la inmovilización por entrampamiento 
reside en el aumento de la eficiencia de remoción de N y P al compararlas con sus 
contrapartes no inmovilizadas. Asimismo, la eliminación de metales pesados de 
efluentes industriales por parte de microalgas inmovilizadas es posible gracias a la unión 
de estos elementos a la superficie de la pared celular u otros mecanismos de 
detoxificación (Moreno-Garrido et al., 2005; Moreno-Garrido, 2008). Al contrario de lo 
que se piensa, las tasas de crecimiento de células inmovilizadas y libres presentan 
valores similares de crecimiento. Lo que es más, diferentes estudios han encontraron 
valores de crecimiento y contenido de clorofila a en Chlorella y Anabaena muy 
superiores a sus contrapartes no inmovilizadas (Robinson et al., 1985; Rai y Mallick, 
1992; Abdel Hammeed, 2002; Gonzalez y Bashan, 2000). 
Los sistemas de inmovilización se ven afectados por diferentes características de la 
matriz utilizada. La estabilidad es un factor clave al momento de utilizar determinada 
matriz, además de la retención de la biomasa, la resistencia al crecimiento microalgal y a 
la invasión de microorganismos no deseados, y fototransparencia (Mallick, 2002; 
Moreira et al., 2006; Covarrubias et al., 2012; Cruz et al., 2013). De entre las tres 
mencionadas, la última se ve afectada directamente por la forma de la matriz en 
cuestión. En la mayor cantidad de estudios realizados, la matriz en forma de ―perlas‖ o 
―gotas‖ es la que se utiliza, hasta el punto de diseñarse maquinaria especial para su 
producción de forma masiva y estandarizada (de Bashan y Bashan, 2010). No obstante, 
el uso de técnicas alternativas, como ―pantallas‖ o ―discos‖ de alginato, ha demostrado 
incrementar la tasa de remoción de nutrientes al aumentar la cantidad de luz que recibe 
cada célula en comparación a su contraparte en forma de ―perlas‖. En tal sentido, la 
  
reducción del grosor y el aumento de la superficie de contacto de las matrices evitaría 
que se produzca un ―efecto sombra‖, derivado de la gran concentración microalgal, lo 
que incrementaría el metabolismo celular en su conjunto (Kaya y Picard, 1995; Kaya et 
al., 1995; Zhang et al., 2008; Zamani et al., 2012). 
A nivel mundial, Chevalier y de la Noüe, en dos estudios realizados en 1985, fueron los 




en aguas residuales urbanas por las 
microalgas clorofitas Desmodesmus quadricaudatus y Acutodesmus obliquus 
inmovilizadas en carragenina kappa. Sus resultados mostraron una capacidad de 
remoción de casi el 100%, y que esta no mostraba diferencia si se comparaba con la de 
sus contrapartes cultivadas de forma libre.  Si bien en los siguientes años se realizaron 




 en medios sintéticos por parte 
microalgas inmovilizadas en alginato (Jeanfils y Thomas, 1986; Robinson et al., 1988; 
Robinson et al., 1989); no fue hasta 1992 que Travieso et al. usaron esta misma matriz 
con Chlorella vulgaris para tratar aguas residuales. Los autores obtuvieron un porcentaje 
de remoción de entre el 69% y 82% de N y P en condiciones de luz natural y fluidizado.  
Mallick y Rai, en 1994, compararon el efecto de diferentes tipos de soportes, incluyendo 
alginato, en la remoción de nutrientes y metales en aguas residuales por parte de 
Anabaena doliolum y C. vulgaris. En sus conclusiones refirieron que el quitosano fue el 
mejor soporte debido a que presentó una alta eficiencia en la remoción y gran estabilidad 
en aguas cargadas de PO4
3-
. En ese mismo año, Tam et al. estudiaron el efecto de la 





 de aguas residuales municipales. Ellos encontraron que concentraciones 
altas de esta microalga (4.6 a 8.9 x10
6 
cel/esfera) eliminaban mayor cantidad de estos 






Kaya y Picard, en 1995, propusieron un sistema de pre-tratamiento en cámara de 
―hambre‖ al 100% de humedad para maximizar la eficiencia de remoción de nutrientes 
  
en agua residual sintética por parte de Desmodesmus bicellularis inmovilizado en 




 en 90 y 
60 minutos, respectivamente, luego de tres ciclos de pre-tratamiento. Estos resultados 
fueron corroborados ese mismo año por Kaya et al., quienes establecieron una 




 en la microalga 
antes mencionada. 
Travieso et al., en 1996, compararon la efectividad de remoción de nutrientes por parte 
de C. vulgaris, Parachlorella kessleri y Desmodesmus quadricaudatus en alginato frente 
a sus contrapartes en carragenina kappa, poliestireno y poliuretano. Al probar aguas 
residuales crudas, tan solo las microalgas en alginato pudieron lograr altos porcentajes 
de remoción de NH4
+
 (63.8%-81.7%) y PO4
3-
 (59.7%-71.9%) luego de 8 semanas de 
tratamiento en biorreactores de columnas verticales y con fotoperiodo natural de 13:11 
horas. Las demás matrices se desintegraron o perdieron su forma durante el experimento 
(carragenina kappa), o  no permitieron el crecimiento de las microalgas (poliestireno), 
con excepción del poliuretano que consiguió valores similares de remoción en aguas 
residuales pre-tratadas de ganado. 
Lau et al., en 1997, estudiaron la cinética de remoción de nutrientes por parte de C. 
vulgaris cultivadas de forma libre e inmovilizada en alginato o carragenano kappa. Sus 
resultados confirmaron el hecho de que las microalgas en alginato tuvieron el mayor 
porcentaje de remoción (más del 95%) en tan solo tres días de cultivo. No obstante, 
ningún estudio previo había determinado la concentración de esferas de alginato 
necesarias para una óptima captación de dichos nutrientes. Es así que Tam y Wong, en 
2000, determinaron una concentración ideal de 12 esferas/ml para la microalga en 




 en 24 horas. Los 
autores indicaron que la asimilación de nutrientes por parte de las microalgas y la 
adsorción de los compuestos en la matriz de alginato son los principales procesos 
involucrados en dicha remoción. 
  
Durante la primera década del siglo XXI, las investigaciones en este tópico comenzaron 
a aumentar y empezaron a incluir nuevos aspectos en la inmovilización con alginato con 
el fin de hacer esta tecnología aplicable a gran escala y/o aumentar la eficiencia de la 
remoción en diferentes tipos de efluentes. En 2002, de-Bashan et al. inmovilizaron por 
primera vez C. vulgaris con la bacteria promotora de crecimiento Azospirillum 
brasilense para determinar si esta interacción mejoraba la captación de nutrientes en 
aguas residuales sintéticas. Esta co-inmovilización mejoró en un 15% la remoción de 
NH4
+
 y en un 63% la de PO4
3-
 para el primer ciclo (48 horas) de tratamiento en un 
sistema semi-continuo. La capacidad biorremediadora de dicho consorcio fue mejorada 
por Hernandez et al. (2006) al incluir períodos de supresión de nutrientes seguido de 
inmersiones en el agua residual a tratar. 
En 2007, Abdel Hameed fue el primero en evaluar el efecto de la densidad celular de 
microalgas en esferas de alginato, la concentración de estas en el medio a tratar y las 
dimensiones de dichas esferas, sobre la capacidad de remoción de nutrientes en aguas 
residuales. Valores intermedios de densidad celular (1.5 x 10
6
), concentración de esferas 
(1:3) y dimensiones de las mismas (4 mm de diámetro) lograron las porcentajes de 




 (95%) y N-NO3
-
 
(96%). De igual manera, Zhang et al., en 2008, establecieron un grosor de entre 2 a 3 
mm en la matriz de alginato si esta se quería utilizar en forma de ―pantalla‖ para 
optimizar la remoción de nutrientes por parte de Scenedesmus sp. 
Singh et al., en 2011, compararon la capacidad biorremediadora de una cepa estándar de 
Chlorella minutissima y de Oscillatoria sp. aislada de aguas residuales, ambas 
inmovilizadas en esferas de alginato. Si bien la cepa estándar pudo remover el mayor 
porcentaje de NH4
+
 presente en aguas residuales crudas (94% en 48 horas), aquella 
procedente de aguas residuales eliminó el 100% de PO4
3-
 y el 62.5% de N-NO3
-
 en el 





 por parte de Chlorella sp., aislada de aguas residuales municipales, 
inmovilizada en ―pantallas‖ de alginato. La supresión previa de nutrientes y su cultivo 
  
en biorreactores de placas paralelas en total oscuridad lograron una eficiencia en la 
remoción de NH4
+
 de un 98.91% luego de 4 horas de tratamiento, y de 100% de PO4
3-
 en 
el mismo tiempo. 
Covarrubias et al. (2012) y Cruz et al. (2013) realizaron dos estudios que proveyeron 
información vital sobre el uso de matrices de alginato en el TBT de aguas residuales. En 
la primera investigación, se halló que dicha matriz impedía la penetración de bacterias 
propias de estos efluentes, lo que aseguraba un óptimo crecimiento y remoción de 
nutrientes por parte del consorcio Chlorella sp. – A. brasilense. No obstante, la segunda 
investigación identificó 9 cepas de bacterias degradadoras de alginato que afectaban 
negativamente la estabilidad de dicha matriz. A pesar de esto, el consorcio antes 




 de las aguas residuales antes 
de que dichas bacterias alteraran significativamente la estructura. Por otro lado, en 2012, 
Zamani et al. fueron los primeros en inmovilizar microalgas en matrices de alginato en 
forma de ―disco‖. De las 10 cepas utilizadas, solo 3 (Halochlorella rubescens, 
Chlamydomonas sp. y Chroococcus dispersus) lograron los mayores valores de 
eficiencia de remoción de PO4
3-
 (69-72%). Los autores señalaron que la superficie de 
contacto y el diámetro de los discos afectaron el metabolismo microalgal y, por ende, la 
remoción de este compuesto. 
Finalmente, en el 2014, Shi et al. diseñaron un prototipo de fotobiorreactor en placas con 
H. rubescenes inmovilizada en láminas de nitrocelulosa que pudieron acoplar, de forma 







, luego de 32 días, fue de entre un 70% al 99%, lo que dio una 
concentración final de N y P en el efluente de ≤ 1 mg/l y 1.3 mg/l, respectivamente. 
Estos valores cumplieron con los límites permitidos por la legislación europea, con lo 
que este estudio se convirtió en el primero en aplicar con éxito esta tecnología, a nivel 
piloto, en un sistema integrado de tratamiento de aguas residuales. 
  
En Sudamérica, las investigaciones sobre este tema son muy escasas considerando los 
bajos porcentajes de aguas tratadas. En Ecuador, Moreno et al. (2010) evaluaron la 
reducción de N y P en aguas residuales sintéticas y semi-sintéticas por parte de una cepa 
axénica de Nostoc sp. y un consorcio de cianobacterias. Los cultivos inmovilizados en 
perlas de alginato de ambas cepas mostraron tener una mayor eficiencia en la remoción 
de estos compuestos en comparación a sus contrapartes libres. El consorcio 
inmovilizado logró el mayor porcentaje de remoción de P (93.4%) en comparación a la 
cepa axénica (76.3%). Por otro lado, en Colombia, Infante et al. (2013) inmovilizaron 




 de aguas residuales 
provenientes de lagunas de oxidación. Luego de 32 horas, la cepa inmovilizada removió 
el 68% y 65% de nutrientes, respectivamente, con un pH óptimo de 6.5 y 7.5 en cada 
caso.  
Actualmente, no existe ningún estudio en Perú referido la utilización de biomasa 
microalgal inmovilizada para biorremediar aguas residuales. Las perlas de alginato solo 
se han utilizado, por sí solas, para la adsorción de Cu (II) con una eficiencia del 87.7% 











3.1. Objetivo General 
Determinar la capacidad de remoción de nitratos y fosfatos en aguas residuales 
municipales por microalgas libres e inmovilizadas. 
 
3.2. Objetivos Específicos 
Aislar e identificar cepas de microalgas nativas de las aguas residuales municipales de la 
Planta de Tratamiento de Aguas Residuales (PTAR) ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ del 
distrito de Surco (Lima, Perú). 
Caracterizar la morfología y crecimiento de las cepas aisladas en el Medio Basal Bold 
(MBB) (medio estándar). 
Inmovilizar las cepas de microalgas en discos de alginato de calcio con una solución de 
4% de CaCl₂. 
Caracterizar el crecimiento de las cepas cultivadas de forma libre e inmovilizada en los 
efluentes de la PTAR. 
Determinar el porcentaje de remoción, tasa de remoción e índice de eficacia (IE) de 
nitratos y fosfatos por microalgas libres e inmovilizadas en los efluentes de la PTAR 





A nivel mundial, las aguas residuales son un serio problema para la salud humana y el 
ecosistema. El alto contenido en nutrientes como N y P ponen en peligro los cuerpos de 
aguas receptores al romper el equilibrio ecológico y llevarlas a un estado de 
eutrofización. Sin embargo, esta amenaza puede ser convertida en una oportunidad en lo 
que se refiere al cultivo de microalgas. Como se ha mencionado en el apartado anterior, 
estos microorganismos tienen la capacidad de remover dicho exceso de nutrientes a la 
par que oxigenan las aguas, capturan el CO₂ atmosférico y aumentan su biomasa.  
Actualmente, Perú carece de Tratamientos Biológicos Terciarios (TBTs) efectivos y 
baratos. Un elevado porcentaje de las aguas residuales no sin ni siquiera sometidas a 
algún tipo de tratamiento. Producto de estas falencias, muchos ecosistemas acuáticos, ya 
sean marinos o continentales, están seriamente contaminados o están en peligro de 
estarlo en un futuro próximo.  Esto ha llevado a considerar al desarrollo de tecnologías 
para el reuso de agua residual doméstica como una línea de investigación  de vital 
importancia en los próximos 8 años (Ministerio del Ambiente, 2013). En este sentido, la 
utilización de microalgas para tratar efluentes residuales es una alternativa ecológica, 
sostenible y productiva. Lo que es más, la biomasa obtenida puede ser utilizada en 
diferentes industrias y convertirse en una nueva fuente de desarrollo económico y social.  
No obstante, el cultivo a gran escala de microalgas es costoso debido a la dificultad de 
removerlas del medio de cultivo o medio a tratar. Si estos métodos no se hacen más 
eficientes, rápidos y/o baratos, la producción de estos microorganismos no será rentable 
en los próximos años. En este sentido, desarrollar técnicas de inmovilización representa 
una solución ideal para el problema antes descrito, más aún si consideramos que no se 
ha explorado dicha posibilidad a nivel nacional. Mejorando las técnicas de cosecha no 
solo se mejora el proceso de TBT de aguas residuales, tal y como lo han demostrado 
  
diferentes estudios utilizando microalgas inmovilizadas (Moreno et al., 2010; Kumar et 
al., 2011; Hernández-Reyes et al., 2012; Roa et al., 2012), sino que la producción 



















La remoción de fosfatos y nitratos en aguas residuales municipales será más efectiva en 
microalgas inmovilizadas por entrampamiento (discos de alginato) que en aquellas 
















6. MATERIALES Y MÉTODOS 
6.1. Área de estudio 
Las aguas residuales que fueron utilizadas en el presente estudio, tanto para el 
aislamiento de microalgas como para el TBT de las mismas, fueron obtenidas de la 
Planta de Recuperación de las Aguas del Río Surco ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖, o 
también llamada ―Intihuatana‖, ubicada en el cruce de las avenidas Caminos del Inca e 
Intihuatana, distrito de Surco, Lima, Perú (12°6'43.52" S y 76°59'38.17"O, 72 msnm; 
figura 1). Esta planta recibe las aguas contaminadas del Río Surco para someterlas a un 
pre-tratamiento a base de cámara de rejas y un desarenador, para luego aplicar un 
tratamiento primario fisicoquímico que consiste en flocular con sulfato de aluminio 
(Al₂(SO₄)₃) los sólidos en suspensión y hacerlos pasar por una serie de filtros. 
Finalmente, las aguas son desinfectadas con cloro y se almacenan en una cisterna de 350 
m
3
 (Burstein, 2004; Moscoso, 2011; Prieto, 2011) 
El motivo de la elección de dicha planta para el presente trabajo es la carencia de algún 
tipo de tratamiento biológico en los diferentes pasos del tratamiento de las aguas. A 






6.2. Diseño Metodológico 
Se utilizó un diseño metodológico experimental; prospectivo, ya que la toma de datos se 
llevó a cabo luego de planificar el estudio;  y longitudinal, porque se realizó más de una 
medición durante todo el experimento en los diferentes tratamientos.  
 
 
Figura 1. Ubicación de la Planta de Recuperación de las Aguas del Río Surco ―Ing. 







6.3. Operacionalización de variables 
Tabla 1. Operacionalización de las variables tomadas en cuenta en el presente trabajo 






aisladas de los afluentes 
de la PTAR y utilizadas 
para la remoción de N-
NO3
- y PO4




0 = Control (Agua 
residual sola) 
1 = Chlorella sp. 






Cepas cultivadas de 
forma libre o 
inmovilizada (discos de 
alginato) en los efluentes 






0= Alginato (disco de 
alginatos sin 
microalgas) 







La cantidad de N-NO3
- y 
PO4
3-, en mg/l, removido 
en las aguas residuales 
durante el experimento en 
cada tratamiento en 
relación a la 
concentración inicial del 
mismo, expresado en 
porcentaje (%) 
Cuantitativa Razón Abierta 
Tasa de 
remoción 
La cantidad de N-NO3
- y 
PO4
3-, en mg/ml, 
removidos por día en cada 
tratamiento 
Cuantitativa Razón Abierta 
Índice de 
eficacia 
El ratio entre la cantidad 
máxima total de N-NO3
- y 
PO4
3-, en mg/ml, y la 
cantidad máxima total de 
clorofila a, en mg/ml, 
registrados en cada 
tratamiento durante todo 
el experimento. 





6.4.1. Obtención y acondicionamiento de las muestra para 
aislamiento de microalgas 
Se tomaron, por triplicado, 100 ml de aguas residuales domésticas sometidas a pre-
tratamiento de la Planta de Recuperación de las Aguas del Río Surco ―Ing. Alejandro 
Vinces Araoz‖ (Figura 2). Frascos de vidrio transparentes fueron utilizados para 
trasladar las muestras al Laboratorio de Biología Marina y Continental de la Universidad 
Ricardo Palma, en donde se dejaron reposar en un estante metálico con 3 fluorescentes 
(Philips) de 30 watts cada uno, a una distancia de 30 cm y a temperatura ambiente. 
Dicha iluminación continua se mantuvo durante 1 semana con la finalidad de que las 
microalgas se adapten a su nuevo ambiente. 
La temperatura y pH de las muestras fueron medidas inmediatamente. 50 ml de las aguas 
residuales fueron colocados a 4°C para el posterior análisis de los parámetros 
fisicoquímicos.  
 
6.4.2. Preparación del medio de cultivo 
Los componentes del Medio Bold Basal (MBB) se presentan en el Anexo 1.  En un 
frasco de dilución de 1 litro se añadieron los siguientes componentes a 936 ml de agua 
destilada estéril: 1) 10 ml de cada macronutriente; 2) 1 ml de solución alcalina de 
EDTA; 3) 1 ml de solución acidificada de hierro; 4) 1 ml de solución de boro; y 5) 1 ml 
de solución de metales traza. 
  
 
Figura 2. Colecta de la muestra de aguas residuales luego del pre-tratamiento en la 
Planta de Tratamiento de Aguas Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ en el distrito 
de Surco (Lima, Perú) 
 
Dicho medio fue suplementado con 1 ml de la muestra de aguas residuales, la cual, 
previamente fue filtrada dos veces con papel filtro (Rundfilter 125 mm) y autoclavada 
por 15 minutos a 121°C y 15 libras de presión. 
El MBB suplementado sólido se obtuvo agregando 1.5 gramos de agar por litro de 
medio de cultivo y esterilizado en autoclave, para luego servirlo en placas Petri de 15 x 
100 mm de forma aséptica. Finalmente, una vez solidificado el agar, las placas se 
distribuyeron en bolsas de polietileno herméticamente cerradas guardándose en 
refrigeración hasta su utilización. 
 
6.4.3. Aislamiento y cultivos de microalgas 
Luego del período de adaptación, se realizaron inóculos 1ml de la muestra en tubos de 
ensayo (15 x 100 mm) conteniendo 9 ml del MBB suplementado líquido. En total, se 
  
inocularon 12 tubos en condiciones de asepsia (4 réplicas por cada muestra) y con 
material estéril, los cuales se incubaron por una semana en un estante con iluminación 
continua a temperatura ambiente. Pasado este tiempo, se realizaron observaciones 
microscópicas con el fin de determinar aquellos tubos donde haya habido mejor 
crecimiento. (Guillard, 1975; Paniagua-Michel et al., 1987). Las microalgas presentes se 
identificaron con la clave taxonómica de Whitford y Schumacher (1973) 
Una vez elegidos los tubos para esta etapa, se utilizó la técnica de raspado en agar. 
Dicha técnica tiene la ventaja de poder obtener cultivos unialgales de manera sencilla y 
en un solo paso si se cumplen todas las medidas de asepsia.  
Cada tubo se sembró en MBB suplementado sólido por triplicado. Se realizaron 
observaciones diarias para monitorear la aparición de colonias. Una vez obtenida las 
colonias, estas se sembraron en tubo y se eligieron aquellas cepas de crecimiento rápido 
(no mayor a una semana). Este procedimiento se repitió las veces necesarias hasta 
obtener un cultivo unialgal (Figura 3).  
Cabe señalar que para el presente experimento no se utilizaron cepas axénicas con el fin 
de evitar cualquier tipo de interferencia entre las relaciones simbióticas de la especie de 
microalga elegida y organismos heterótrofos. 
  
 
Figura 3. Técnica de raspado en agar para el aislamiento de microalgas 
 
6.4.4. Caracterización de las cepas unialgales 
Se anotó la morfología y dimensiones celulares de cada cepa, así como el color y 
morfología de las colonias. La concentración celular se determinó diariamente con 
ayuda de un hemocitómetro (Neubauer improved, Marienfeld, Alemania) de 0.1 mm de 
profundidad. Este método permite un adecuado conteo de las microalgas, distribuidas al 
azar, de entre 2 a 30 μm de tamaño y de entre     a     células/ml. 
El cálculo de parámetros cinéticos en un cultivo microalgal permite caracterizarlo, 
monitorearlo y manejarlo de manera exacta y sencilla. Durante la fase exponencial del 
cultivo, las células se duplican de forma constante en intervalos iguales de tiempo. 
Tomando esto como premisa, se calcularon tres parámetros cinéticos básicos: Tasa 
intrínseca de crecimiento (r), número de divisiones por día (k) y tiempo de duplicación 
(T2). Dichos parámetros se calcularon según lo propuesto por Wood et al. (2005) con un 
intervalo de 14 días. Asimismo, se determinó el biovolumen final según lo detallado por 
  
Hillebrand et al. (1999) con las medidas de 50 células. En el anexo 2 se detallan las 
fórmulas utilizadas para los cálculos respectivos. 
Asimismo, se ajustó el crecimiento microalgal al modelo logístico Nt = KB/(1+e
a-bBt), 
donde a = ln KB/(N0-1), bB
 
es la tasa específica de crecimiento, t es el tiempo (días), N0 
es la concentración celular inicial, Nt corresponde a la concentración celular en el tiempo 
t, y KB es la concentración celular máxima alcanzada en el cultivo. Luego de linealizar la 
fórmula, se realizó una regresión lineal entre el tiempo (t) y ln((KB/Nt)-1) para obtener el 
valor de la pendiente, la cual correspondió a la tasa específica de crecimiento (bB) 
(Jiménez-Pérez et al., 2004).  
Los datos de crecimiento celular y parámetros cinéticos de crecimiento sirvieron para 
determinar el momento adecuado para iniciar la fase experimental. 
 
6.4.5. Inmovilización de las algas  
Una vez alcanzada la fase exponencial en los cultivos batch, 15 ml del cultivo fueron 
mezclados con 60 ml de una solución de alginato de sodio (Solegraells) al 4% 
previamente esterilizado en autoclave (dilución 1:5). En este punto, se procedió a 
realizar esta misma dilución con aguas destilada para el conteo de microalgas en el 
hemocitómetro con el fin de determinar la concentración celular en esta nueva solución. 
A continuación, 2.1 mL de la mezcla se añadieron a placas Petri de 15 x 100 mm 
estériles y se agregó una solución al 2% de CaCl₂  para su gelificación durante 2 horas y 
media. Los discos resultantes tuvieron un diámetro promedio de 2.60 ± 0.07 cm y un 
grosor 3.22 ± 0.44 mm. 
Finalmente, las estructuras se lavaron dos veces en agua destilada para eliminar 
cualquier exceso de CaCl₂ y se utilizaron inmediatamente en el experimento (Figura 4) 
El blanco se preparó reemplazando la cantidad de microalgas en suspensión por agua 
destilada estéril. 
  
6.4.6. Preparación de los efluentes y condiciones experimentales 
Los efluentes provenientes de la PTAR, sometidos previamente a filtros de arena y 
grava, fueron nuevamente filtrados 2 veces para asegurar la completa remoción de 
partículas en suspensión (Figura 5), esterilizados en autoclave en matraces Erlenmeyer 
de 300 ml y guardados a 4°C hasta su uso. Las condiciones experimentales se detallan 
en la tabla 2. 
 
Figura 4. Inmovilización de microalgas. A: mezcla del cultivo microalgal líquido con la 
solución de alginato de sodio al 4%. B: solución microalgas+alginato previo a la 
homogenización. C: solución microalgas+alginato en placas Petri previo a la 












Diseño experimental Bifactorial 
Duración del ensayo 10 días 
Temperatura 21.8 ± 0.5 °C 
Suministro de luz 2 lámparas 
fluorescentes de 
18W cada una 
Fotoperiodo 24 horas 
Aireación Sí 
Unidad de prueba Matraces de 300 
ml 
Volumen inicial 300 ml 
pH inicial 8.75 ± 0.40 




Forma de cultivo 
(Alginato, libre e 
inmovilizada) 









Número de discos de alginato 
utilizados en los tratamientos 
inmovilizados 






Figura 5. Punto de colecta de los efluentes de la Planta de Tratamiento de Aguas 
Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú) para el experimento (A) y 
posterior filtrado con papel filtro (Rundfilter 125 mm) (B) 
 
6.4.7. Crecimiento en los efluentes de la PTAR 
La determinación de la biomasa celular se realizó por conteo celular durante todo el 
experimento, en el caso de los cultivos libres, y al inicio y término del mismo, en el caso 
de los cultivos inmovilizados, previa disolución de los discos en citrato de sodio 
(Na₃C₆H₅O₇) al 0.05M. Además, se determinó el biovolumen final de los cultivos libres 
y se anotó si existió algún cambio morfológico en ambos tipos de cultivos. 
El contenido inicial y final de clorofila a fue medido para evaluar el crecimiento de 
microalgas libres e inmovilizadas debido a que esta se ve afectada directamente por la 
tasa de crecimiento y la remoción de nutrientes inorgánicos (Kaya et al., 1995; Tam et 
al., 2000). El proceso de extracción se llevó a cabo según lo indicado por Henriques et 
al. (2007) y Porra (1990), y se leyó en un espectrofotómetro Thermo Spectronic Genesys 
  
20 a 665 y 650 nm. Para el tratamiento con microalgas inmovilizadas, estas fueron 
disueltas previamente como se indicó en el párrafo anterior. El contenido de clorofila a, 
en mg/l, se calculó según lo indicado por Lee y Shen (2004) (ver Anexo 3). 
 
6.4.8. Técnicas analíticas 
Se tomaron 10 ml de muestra, por cada repetición, para obtener la concentración de N-
NO3⁻ y PO₄³¯ de cada tratamiento durante los 10 días de duración del experimento. En 
el caso de los cultivos de células microalgales libres, las muestras se filtraron en filtros 
de jeringa Millipore Milex-HN de 0.44 μm para separar la biomasa microalgal. La 
determinación de dichos valores se realizó en el Banco de Germoplasma del Instituto del 
Mar del Perú (IMARPE) mediante las técnicas colorimétricas de reducción/diazotización 
(para N-NO3⁻) y azul de molibdeno (para PO₄³¯) (APHA, 1999) en un fotómetro YSI 
9500 y fueron expresados en mg/l (Figura 6).  
Con estos datos, se calculó el porcentaje de remoción, tasa de remoción según Aslan y 
Kapdan (2006) (mg/l/día) e IE según Jiménez-Pérez et al. (2004) (mg nutriente/mg chl 
a) para dichos nutrientes. En el anexo 3 se detallan las fórmulas utilizadas para calcular 
dichos parámetros. 
Asimismo, se registraron los valores de pH y temperatura diariamente. 
 
6.4.9. Determinación de la viabilidad celular 
La viabilidad celular se determinó mediante la comparación del crecimiento de las 
microalgas luego de la  inmovilización con cultivos controles. Para esto, se inoculó 0.1 
ml de microalgas recuperadas o del cultivo estándar en 9.9 ml de MBB suplementado 
(dilución 1:100) y se determinó la concentración celular luego de 5 días de crecimiento. 
  
Asimismo, se observó si hubo alguna alteración morfológica durante este período de 
crecimiento. 
 
6.5. Técnicas para el procesamiento de la información 
Todos los datos obtenidos se tabularon en el programa Microsoft Excel para obtener 
tablas, gráficos de barras y de dispersión que permitieran evidenciar la dinámica de los 
diferentes parámetros evaluados durante todo el experimento.  
Los datos vaciados en el programa se exportaron al paquete estadístico SPSS v. 21 para 
el cálculo de la media y desviación estándar (DE). La normalidad de los datos se evaluó 
mediante el test de Shapiro-Wilk y la homogeneidad de varianzas con el test de Levene. 
En el caso de que no existiera homocedasticidad, los datos se transformaron con raíz 
cuadrada. Para las comparaciones por pares se utilizó la prueba T para muestras 
independientes mientras que para determinar si las concentraciones de nutrientes se 
mantuvieron constantes en el tiempo se usó la prueba T para muestras relacionadas. Con 
el fin de determinar si la concentración y la remoción de nutrientes en los cultivos 
microalgales fueron estadísticamente diferentes a los tratamientos Control y Alginato se 
aplicó la prueba de ANOVA de 1 vía con el post-hoc de Dunnet y Tukey. Asimismo, se 
llevó a cabo la prueba de ANOVA de dos vías con el fin de determinar si hubo 
influencia e interacción entre los factores ―cepa‖ y ―forma de cultivo‖ sobre los 




. El test post-hoc de Tukey se utilizó para 
determinar las diferencias significativas entre los factores o, en el caso de interacción, 










 mediante las técnicas colorimétricas de 
reducción/diazotización y azul de molibdeno, respectivamente. A1: la coloración rosada 
indica la presencia de N-NO3
-
. A2: la coloración azulada indica la presencia de PO4
3-
. 






7.1. Caracterización de las cepas 
Las cepas unialgales no axénicas obtenidas de las aguas residuales (pH=8.2±0.27; 
temperatura=19.64±0.17°C) se identificaron como Chlorella sp. y Chlamydomonas sp. 
(Figura 7), las cuales presentaron colonias puntiformes verde oscuras (<0.5 mm) y 
circulares verde claras con bordes ligeramente irregulares (≈1 mm), respectivamente. La 
tabla 3 detalla la forma, dimensiones y volumen celular de ambas cepas. Con respecto al 
crecimiento en el MBB, Chlorella sp. no presentó fase de adaptación (=fase lag) y tuvo 
una fase exponencial de 2 días de duración (Figura 8). Chlamydomonas sp. presentó una 
fase exponencial de 1 día precedida por una fase de adaptación de igual duración (Fig. 
9). En ninguno de los casos se evidenció una fase de muerte. Si bien Chlorella sp. 
mostró el crecimiento más lento (Tabla 3 y 4), la densidad celular máxima alcanzada al 
final del cultivo fue significativamente mayor. No obstante, el biovolumen final tuvo un 
mayor valor en Chlamydomonas sp. (5875.12±764.77 mm3/l) que en Chlorella sp. 
(3307.70±657.36 mm
3










Figura 7. Cepas aisladas de las aguas residuales de la Planta de Tratamiento de Aguas 
Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú). A: Chlorella sp. (400x) B: 
Chlamydomonas sp. teñida con lugol (400x). La flecha indica un individuo de 
Chlamydomonas sp. en división celular. Escala=25 µm 
 
 
Tabla 3. Características geométricas y parámetros cinéticos de crecimiento durante la 
fase exponencial de Chlorella sp. y Chlamydomona sp. en Medio Basal Bold (MBB). 
Las letras diferentes en superíndice señalan diferencias significativas (p<0.05). 
  Chlorella sp Chlamydomona sp. 
Características 
geométricas 
Forma Esférica a 
subesférica 
Esferoide alargado 
Diámetro (µm) 8.00±1.11 14.63±2.28 






    
Parámetros cinéticos 
de crecimiento  
r (días-1)  1.37±0.10a 2.47±0.17b 






Tabla 4. Estimación del crecimiento microalgal ajustado al modelo logístico (regresión 
lineal). K: máxima densidad celular; b: tasa específica de crecimiento. Las letras y los 
números diferentes en superíndice señalan diferencias significativas (p<0.05) y 

























7.2. Crecimiento de Chlorella sp y Chlamydomonas sp. en 
los efluentes de la PTAR durante el experimento. 
En los cultivos libres, Chlamydomonas sp. presentó un crecimiento más rápido a pesar 
de haber alcanzado una densidad celular máxima inferior a la de Chlorella sp.  y un 
biovolumen final estadísticamente similar a esta (Tabla 5). En ambos casos, los 
parámetros de crecimiento y el biovolumen final fueron inferiores a sus contrapartes 
cultivadas en MBB (p<0.05). Asimismo, en ambas cepas se incrementó la duración de la 
fase exponencial, con un total de 5 días para Chlorella sp. y 2 días para Chlamydomonas 
sp. La duración de la fase de adaptación no se vio afectada en esta última (Figura 11 y 
12). La morfología de Chlorella sp. y Chlamydomonas sp. durante el crecimiento no 
difirió en relación a sus contrapartes en MBB (Figura 10). El tamaño promedio celular 
fue similar en ambos casos en relación a los cultivos en MBB (Chlorella sp.=7.90±0.90 
µm (diámetro), p=0.903; Chlamydomonas sp.=14.49±2.05 µm (diámetro), p=0.923, y 





Figura 8. Crecimiento de Chlorella sp. aislada de aguas residuales en Medio Basal Bold 
(MBB). A: Curva de crecimiento promedio de Chlorella sp. durante los 14 días de 






Figura 9. Crecimiento de Chlamydomonas sp. aislada de aguas residuales en Medio 
Basal Bold. A: Curva de crecimiento promedio de Chlamydomonas sp. durante los 14 
días de cultivo. B. Gráfico semilogarítmico del crecimiento de Chlamydomonas sp  




Para el caso de los cultivos inmovilizados, hubo un crecimiento muy notorio en ambas 
cepas. La densidad celular se incrementó en 6 veces para Chlorella sp. (2.50±0.51 a 
17.67±2.81 x10
6
 cel/disco), y en 27 veces para Chlamydomonas sp. (0.23±0.12 a 
6.50±2.04 x10
6
 cel/disco). El número total de células (NTC) del cultivo de Chlorella sp. 
inmovilizado fue menor que su contraparte cultivada de forma libre (inmovilizado= 
70.63±11.25 x10
6 
cel.; libre= 213.4±55.59 x10
6 
cel; p=0.004). El NTC para 
Chlamydomonas sp. también siguió la misma tendencia aunque las diferencias no fueron 
estadísticamente diferentes (inmovilizado=26.00±8.14 x10
6 
cel.; libre= 31.21±9.78 x10
6 
cel; p=0.410). Al finalizar el cultivo, Chlorella sp. presentó autosporas de 16 a 32 
individuos y Chlamydomonas sp., hasta 16 células resultantes de divisiones secuenciales 
dentro de la pared parental (Figura 10). Como en el caso de los cultivos libres, el tamaño 
promedio celular fue similar a los cultivos en MBB (Chlorella sp.=7.96±0.90 µm 
(diámetro), p=0.946; Chlamydomonas sp.=14.42±2.32 µm (diámetro), p=0.886, y 
16.82±2.32 µm (altura), p=0.880)  
La cantidad total de clorofila a en los cultivos de ambas cepas se incrementó 
significativamente luego de los 10 días del experimento. La cantidad final de clorofila a 
fue mayor en los cultivos inmovilizados de Chlorella sp. (libre=8.34±2.34 µg; 
inmovilizada=43.65±15.67 µg), mientras que en Chlamydomonas, dicho valor fue 










Tabla 5. Parámetros cinéticos de crecimiento de los cultivos libres de Chlorella sp. y 
Chlamydomonas sp. en efluentes de la Planta de Tratamiento de Aguas Residuales ―Ing. 
Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú). r, k y T2 fueron calculados para la fase 
exponencial. Las letras diferentes en superíndice señalan diferencias significativas 
(p<0.05). 
 



























Figura 10. Crecimiento de microalgas libres e inmovilizadas en los efluentes de la Planta 
de Tratamiento de Aguas Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖. A: sistema de 
cultivo. B: célula libre de Chlamydomonas sp. (400x).  C: disco con Chlamydomonas sp. 
inmovilizada luego de 10 días de cultivo. D: Individuos de Chlamydomonas sp. en 
divisiones secuenciales en el corte transversal del disco de alginato luego de 10 días de 
cultivo (400x). E. Autosporas de Chlorella sp. en el corte transversal del disco de 





















Figura 11. Crecimiento de Chlorella sp. libre en efluentes de la Planta de Tratamiento de Aguas 
Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú). A: Curva promedio de Chlorella sp. durante los 
10 días del experimento. B: Gráfico semilogarítmico que evidencia las fases de crecimiento del cultivo. 


































Figura 12. Crecimiento de Chlamydomonas sp. libre en efluentes de la Planta de 
Tratamiento de Aguas Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú). A: 
Curva promedio de Chlamydomonas sp. durante los 10 días del experimento. B: Gráfico 






Figura 13. Cantidad  total de clorofila a  en los cultivos libres e inmovilizados de 
Chlorella sp. (A) y Chlamydomonas sp. (B) al inicio (día 0) y final (día 10) del 
experimento. Los asteriscos (*) señalan diferencias significativas (p<0.05). Barras de 








 por parte de los cultivos 
libres e inmovilizados 




 en todos los tratamientos fue de 5.06±0.03 y 
1.00±0.04 mg/l, respectivamente. El ph fluctuó desde 8.75±0.40 (día 0) y 8.19±0.17 (día 
10). Las concentraciones se mantuvieron constantes durante todo el experimento en los 
tratamientos Control y Alginato (p>0.05).  
La cantidad de N-NO3
-
 en el resto de tratamientos alcanzó un valor mínimo de 
1.26±0.11 mg/l en el cultivo de Chlamydomonas sp. libre para el día 10. Chlorella sp. 
libre registró una caída abrupta de N-NO3
-
 desde el día 2, la cual se mantuvo constante 
desde el día 3 al 7 (p>0.05), para luego presentar una caída en el día 8 (p=0.007) y 
estabilizarse en el día 10 (p>0.05). Chlorella sp. inmovilizada presentó una disminución 
súbita en el primer día para luego mantener constante la concentración de N-NO3
-
 desde 
el día 3 hasta el final del experimento (p>0.05). Chlamydomonas sp. libre e inmovilizada 
mantuvieron constante dichos valores desde el día 1, previa caída súbita de estos, hasta 
el día 9, con una disminución significativa para el día 10 (p=0.009 en ambos 
casos)(Figura 14A). Los valores finales estuvieron por debajo del valor máximo 
permitido según la legislación peruana. 
Con respecto a PO4
3-
, su concentración alcanzó un valor mínimo de 0.09±0.04 mg/l en el 
cultivo de Chlorella sp. libre al finalizar el experimento. En este tratamiento, la cantidad 
de dicho nutriente tuvo una caída importante del día 2 al 3 para luego estabilizarse desde 
el día 4 al 7 (p>0.05) y caer en los días 8 (p=0.034) y 10 (p=0.011). Chlorella sp. 
inmovilizada mostró un patrón diferente ya que la concentración de PO4
3-
 cayó 
súbitamente durante el primer día y se mantuvo constante desde el día 3 hasta terminado 
el experimento (p>0.05). Chlamydomonas sp. libre e inmovilizada mostraron un patrón 
similar debido a que la cantidad de dicho nutriente se mantuvo constante desde el día 1 
al 8 (p>0.05), previa caída de su concentración de manera similar al tratamiento anterior. 
No obstante, en el cultivo libre se observó una disminución en el día 10 (p<0.001) 
  
mientras que el inmovilizado presentó un aumento significativo en el mismo día 
(p<0.023) (Figura 14B).  
La comparación entre tratamientos muestra que a partir del día 1 las cultivos 
microalgales, con excepción de Chlorella sp. libre, comienzan a diferir 





 son similares en todos los cultivos. Finalmente, en el día 10, 
Chlamydomona sp. inmovilizada presentó una mayor cantidad de N-NO3
-
 con respecto a 
los demás cultivos, mientras que para PO4
3-
 tan solo las formas de cultivo presentaron 















Figura 14. Remoción de N-NO3
-
 (A) y PO4
3-
 (B) en los efluentes de la Planta de 
Tratamiento de Aguas Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú) en un 
período de 10 días. Barras de error = media±D.E. 
  




 en los diferentes tratamientos en un periodo de 10 días. Las letras diferentes en 






















































































































































7.3.1. Porcentaje y tasa de remoción 
Los porcentajes y tasa de remoción reportados en los tratamientos Control y Alginato 
fueron similares, tanto para nitratros (% remoción: p=0.11; tasa de remoción=0.88) 
como para PO4
3-
 (% remoción: p=0.18; tasa de remoción: p=1.00). Dichos valores 
presentaron diferencias significativas y altamente significativas al ser comparados con 
los correspondientes en los cultivos microalgales (Tabla 7).  
Chlamydomonas sp. libre alcanzó el máximo porcentaje de remoción de N-NO3
-
 durante 
todo el experimento (día 0-10) con un 75.08±2.32%, mientras que Chlorella sp. 
inmovilizada reportó la tasa de remoción más alta para el mismo nutriente (0.90±0.04 
mg/l/día). Todos los tratamientos, con excepción de Chlorella sp. libre, pudieron 
remover durante el primer día más del 50% de N-NO3
-
 en el cultivo, especialmente 
Chlorella inmovilizada, la cual alcanzó el máximo valor durante este período 
(63.41±4.15%). Durante los siguientes días, Chlorella sp. inmovilizada presentó un 
aumento máximo del 18% (día 1-6) en la concentración de N-NO3
-
 mientras que los 
cultivos de Chlamydomonas sp. presentaron porcentajes de remoción altamente 
variables. Chlorella sp. libre comenzó a remover N-NO3
-
 de forma significativa a partir 
del día 1 y, al término del experimento, había alcanzado un porcentaje de remoción de 
71.25±10.50%. Los porcentajes de remoción final (día 0-10) fueron similares solamente 
entre las formas de cultivo mientras que la tasa de remoción presentada por 
Chlamydomonas sp. libre fue la única estadísticamente diferente con respecto a los 
demás cultivos (Tabla 8).  
Chlorella sp. libre tuvo el valor más alto de porcentaje de remoción de PO4
3-
 al finalizar 
el experimento (Día 0-10) con un 83.69±1.85%, mientras que los cultivos libres 
alcanzaron la máxima tasa de remoción con un 0.09±0.01 mg/l/día. Todos los 
tratamientos, con excepción de Chlorella sp. libre, pudieron remover entre 74.87% y 
80.10±2.19% de PO4
3-
 durante el primer día, sin que se encontrara diferencia estadística 
entre ellos. Durante los siguientes días, los cultivos inmovilizados presentaron un 
aumento mínimo de 18.71±47.95% (Chlamydomonas sp. día 1-6) y máximo de 
  
49.21±30.64% (Chlorella sp., día 6-10). De manera similar a lo presentado en el párrafo 
anterior, los porcentajes de remoción en estos períodos fueron altamente variables. 
Chlorella sp. libre presentó un porcentaje de remoción significativo desde el día 1 y 
alcanzó el valor más alto hasta el día 6 (76.63±2.81%) en comparación a los demás 
tratamientos en el período día 1-6. El porcentaje de remoción final fue estadísticamente 
similar en todos los cultivos, con excepción de Chlamydomonas sp. inmovilizada, 
mientras que la tasa de remoción fue significativamente mayor en los cultivos libres que 
en los inmovilizados (Tabla 8).  
Los resultados del ANOVA de dos vías muestran que la forma de cultivo es un factor 
significativo en la remoción de ambos nutrientes. Para el caso de N-NO3
-
, también se 
evidenció una influencia significativa en la cepa utilizada y se presentó interacción entre 
factores en lo que respecta a la tasa de remoción. Por otro lado, el tipo de cepa fue un 
factor significativo en el porcentaje de remoción de PO4
3-
 (día 0-10), pero no se 
evidenció interacción alguna en los factores analizados (Tabla 9). 
 
7.3.2. Índice de eficacia (IE).  
El IE para ambos nutrientes fue estadísticamente superior en Chlorella sp. libre. Los 
demás cultivos tuvieron valores similares que oscilaron entre 29.71 y 39.9 mg N-
NO3/mg chl a y 5.77 a 7.85 mg PO4/mg chl a (Tabla 10). Los resultados del análisis de 
ANOVA de dos vías mostraron que existe una influencia altamente significativa por 










 durante los 10 días de 
experimentación en los cultivos microalgales comparados con los tratamientos control y 
blanco según los test post hoc de Tukey y Dunnet. Los valores mostrados corresponden 





Tratamiento Nutriente Control Blanco 








Chlorella sp.  
libre 
N-NO3 <0.001 0.002 <0.001 0.002 
PO4 0.009 <0.001 0.009 <0.001 
Chlorella sp. 
inmovilizada 
N-NO3 <0.001 0.001 <0.001 <0.001 
PO4 0.009 <0.001 0.009 <0.001 
Chlamydomonas 
sp. libre 
N-NO3 <0.001 0.001 <0.001 0.001 
PO4 0.009 <0.001 0.009 <0.001 
Chlamydomonas 
sp. inmovilizada 
N-NO3 <0.001 0.007 <0.001 0.001 
PO4 0.009 <0.001 0.009 <0.001 
  




 de los cultivos microalgales en un período de 10 días. Los valores 
con signo negativo indican aumento en la concentración de nutrientes y no se tomaron en cuenta para el análisis  estadístico. 




Tratamientos % remoción Tasa de remoción 
(mg/l/día) 
0-1 1-6 6-10 0-10 
N-NO3 PO4 N-NO3 PO4 N-NO3 PO4 N-NO3 PO4 N-NO3 PO4 






















































































 (día 0-10) en los diferentes cultivos microalgales. Los asteriscos señalan factores 

























Nutriente Factor Parámetro F P 






















     
























Tabla 10. Índice de Eficacia (IE) de N-NO3
-
 (IEN) y PO4
3-
 (IEP) de los cultivos 












 de los cultivos 











Tratamiento IEN  
(mg N-NO3/mg chl 
a) 
IEP 
 (mg PO4/mg chl 
a) 








Nutriente Factor F P 




Interacción 41.34 <0.001** 
    




Interacción 47.33 <0.001** 
  
7.4. Viabilidad post-inmovilización 
Luego de 5 días de crecimiento en MBB, las cepas que habían sido inmovilizadas 
presentaron un excelente crecimiento y superaron la densidad celular de sus contrapartes 
que no habían sido inmovilizadas en el mismo período (Tabla 12).  La morfología 
celular no se vio alterada en comparación a los cultivos mantenidos en MBB (Figura 
15). 
Tabla 12. Viabilidad post-inmovilización de Chlorella sp y Chlamydomonas sp. 
evaluada mediante la densidad celular (x10
6 
cel/ml). DE: Desviación estándar. El 
asterisco (*) señala diferencias significativas con la concentración final control (día 5) 
(Chlorella sp.: 4.38±0.70 x106 cel/ml, p=0.005; Chlamydomonas sp.: 1.09±0.25 x106 
cel/ml, p=0.001). 
 








1 16.10 12 
2 17.80 12.50 
3 11.60 19.75 
4 12.10 18.50 
5 8.450 18 









Figura 15. Crecimiento post-inmovilización de Chlorella sp. (A; 100x) y 










por parte de microalgas libres e inmovilizadas en aguas residuales municipales. 
Chlorella y Chlamydomonas son dos de los géneros de microalgas clorofitas 
planctónicas más resistentes a la polución orgánica y, por ende, encontradas 
comúnmente en aguas residuales (Bellinger y Sigee, 2010). La morfología de las cepas 
aisladas en este estudio es similar a la reportada en la literatura científica; no obstante, 
sus tamaños estuvieron por encima del promedio reportado en estudios previos, muy 
cerca del límite superior (Dent et al., 2001; Klochkova et al., 2008; Safi et al., 2014), 
mientras que el volumen celular fue de 10 (Chlorella sp.) a 20 (Chlamydomonas sp.) 
veces mayor a los valores típicos (Bellinger, 1974; Reynolds y Bellinger, 1992). Dichas 
diferencias podrían deberse al ambiente de donde son aisladas, lo cual se ha demostrado 
que afecta la fisiología de cepas de una misma especie (Hwang y Horneland, 1965; Xu y 
Hu, 2013). No obstante, debe realizarse una determinación taxonómica mucho más 
rigurosa a nivel de especie, desde un enfoque clásico y molecular, para poder atribuir 
dichas diferencias a variaciones intra o interespecíficas. 
El crecimiento de Chlamydomonas sp. en MBB fue más rápido que el reportado para 
Chlorella sp. Figueroa y de Lara-Isassi (1998) encontraron esta misma tendencia al 
cultivar Chlamydomonas debaryana y Chlorella vulgaris en MBB, lo cual, explicaron, 
puede atribuirse a la variación interespecífica de requerimientos nutricionales. La 
disminución de los valores en los parámetros de crecimiento, densidad celular máxima y 
biovolumen final de los cultivos libres en los efluentes del PTAR se debe a que el ratio 
inorgánico de N/P, que tuvo un valor igual a 5, estuvo por debajo del ideal. 
Generalmente, dicho valor se debe encontrar en el rango de 6.8 a 10 para un crecimiento 
óptimo de microalgas dulceacuícolas (Darley, 1982; Reynolds, 1984; Martin et al., 
1985). No obstante, este hecho no tuvo un impacto considerable en la curva de 
  
crecimiento de ambas cepas en los cultivos libres. La ausencia de una fase lag para 
Chlorella sp. muestra una buena adaptación al medio residual, lo que es similar a lo 
reportado por Tam y Wong (1989), Yang et al. (2008), Wang et al. (2010b) y Wang et 
al. (2013) en diversos tipos de efluentes residuales. Para el caso de Chlamydomonas sp. 
la duración de la fase lag fue la misma, aunque más notoria, en comparación al cultivo 
en MBB. Esta fase de adaptación no se evidenció en los cultivos realizados por Kong et 
al. (2010) y Kothari et al. (2013) en C. reinhardtii y C. polypyrenoideum, 
respectivamente, lo que se puede atribuir a la alta concentración de nutrientes iniciales 
en los efluentes residuales utilizados en dichos estudios. No obstante, una vez adaptada 
la cepa al efluente de la PTAR esta creció más rápido que Chlorella sp. cultivada de 
forma libre, similar a lo descrito anteriormente para los cultivos en MBB. La 
disminución de la constante media saturación de los nutrientes inorgánicos, con el fin de 
flexibilizar la cuota celular de dichos compuestos, es el principal mecanismo por el cual 
las microalgas pueden adaptarse a medios con ratios no óptimos de N/P (Grobbelaar, 
2013).  
Si bien no se pudo determinar el crecimiento diario de las microalgas en los discos de 
alginato, los valores iniciales y finales de densidad celular y clorofila a evidencian que 
esta matriz no limitó el crecimiento de ambas cepas. El reducido tamaño de los poros 
(17 nm) (Lupo et al., 2012) presentes en la matriz permite el entrampamiento de las 
células dentro de esta, pero no impide el paso de moléculas pequeñas y altamente 




, lo que sostiene el metabolismo y crecimiento de 
dichos organismos (Lau et al., 1998; Cohen, 2001). Asimismo, Moreira et al. (2006) 
encontraron que el alginato no interfirió con el crecimiento de Phaeodactylum 
tricornutum ya que la densidad celular se incrementó entre 37 a 76 veces en tres días. 
Por otro lado, al comparar el crecimiento de microalgas libres e inmovilizadas, los 
resultados de diversos estudios muestran tendencias contradictorias (Baillez et al., 1985; 
Robinson et al., 1985; Tam et al., 1994; Lau et al., 1998a y 1998b, Kobbai et al., 2000; 
Abdel Hammed, 2002; Aguilar-May et al., 2007), aunque por lo general los cultivos 
inmovilizados suelen tener una fase lag de mayor duración que sus contrapartes libres 
  
(Mallick, 2002). Esto se puede deber a diversos factores entre los que se encuentran: 1) 
la especie o cepa utilizada, 2) la densidad celular inicial, 3) la matriz de inmovilización, 
4) la forma de la matriz, 5) el medio de cultivo, 6) pre-tratamiento de los 
microorganismos y 7) la presencia de otro organismo co-inmobilizado (Mallick, 2002; 
Abdel Hammed y Hammouda, 2007). Bajo las condiciones de cultivo y características 
de la matriz señaladas en el presente estudio, los cultivos libres registraron un NTC 
mayor a los inmovilizados, lo que sugiere un mayor crecimiento de los primeros. Sin 
embargo, para poder corroborar esto se necesita obtener los diferentes parámetros de 
crecimiento al evaluar los cultivos inmovilizados de forma diaria.  
Con respecto al contenido de clorofila a, Lau et al. (1998a) indicaron que su contenido 
es mayor en cultivos inmovilizados, lo que refleja una capacidad fotosintética superior 
en estos. No obstante, Abdel Hammed y Hammouda (2007) y Moreno-Garrido (2008) 
señalaron que la principal razón de dicho incremento sería el efecto de auto-sombreado 
(self-shading) que es ocasionado por el crecimiento microalgal en matrices en forma de 
―perlas‖, lo que hace decrecer la incidencia de luz y promueve la síntesis de clorofila y 
otros pigmentos. En el presente estudio, la cantidad de clorofila a final en 
Chlamydomonas sp. fue similar en ambos tipos de cultivos, lo que indica que la matriz 
no provocó este efecto de auto-sombreado, debido, principalmente, a que la forma 
utilizada tiene una mayor incidencia de luz que la forma tradicional en ―perlas‖ (Zamani 
et al., 2012). Tomando esto en consideración, las diferencias encontradas en Chlorella 
sp. para ambos tipos de cultivos se atribuirían a características fisiológicas más que a la 
matriz en sí. Se sabe que Chlorella sp. puede utilizar compuestos orgánicos, presentes en 
los efluentes de la PTAR (Anexo 4), para su nutrición aún en presencia de luz 
(mixotrofía) (Safi et al., 2014). Según Lau et al. (1998a) dichos compuestos presentan 
una disponibilidad más alta en cultivos libres que en inmovilizados debido al tamaño de 
los poros que presenta la matriz. Esto podría explicar el no tan pronunciado aumento de 
clorofila a en los cultivos libres de Chlorella sp. 
  
El tamaño promedio y la morfología de las células no se vieron afectado por la 
inmovilización, sin embargo, estas tendieron a presentar autosporas (Chlorella sp.) o 
células en división secuencial (Chlamydomonas sp.) de entre 16 a 32 individuos. Esto es 
similar a lo reportado por Trevan y Mark (1988) en Chlorella sp. inmovilizada en 
alginato, quienes además señalaron que dicha técnica tiene un pequeño impacto en la 
morfología celular. Asimismo, para la densidad celular alcanzada, no se evidenció el 
fenómeno de ―fuga‖ (leakeage) ni inestabilidad en la matriz, las cuales también son 
factores importantes a tener en cuenta al momento de realizar cultivos inmovilizados 
(Mallick, 2002). Todo lo expuesto previamente soporta la idea de que el alginato y la 
forma utilizada en este estudio son adecuados para el cultivo de microalgas 
inmovilizadas. 




 estuvieron entre 56% y 75%, y 78% a 84%, 
respectivamente, con los máximos valores reportados para Chlamydomona sp. libre (N-
NO3
-
) y Chlorella sp. libre (PO4
3-
) y sin remoción alguna en los tratamientos Control y 
Alginato. Uno de los factores más importantes que influyen en la remoción de nutrientes 
es la concentración inicial de los mismos (Aslan y Kapdan, 2006), por lo que los 
resultados obtenidos tan solo pueden ser comparables con trabajos que tengan 




 similares a los de esta investigación. 
Zamani et al. (2012) llevaron a cabo un experimento en condiciones muy semejantes a 
las descritas en este estudio (volumen de cultivo, tiempo de retención, iluminación, tipo 
y forma de la matriz de inmovilización). Con una concentración inicial PO4
3-
 de 1.37 
mg/l, obtuvieron una remoción en 12 días de entre 55% a 68% para diferentes cepas de 
Chlorella sp. y de 71.91% para Chlamydomonas sp., ambas inmovilizadas en discos de 
alginato. Asimismo, las tasas de remoción tuvieron valores de entre 0.06 y 0.08 mg/l/día, 
para Chlorella sp. y  de 0.14 mg/l/día para Chlamydomonas sp. Esto contrasta con lo 
obtenido en el presente estudio, donde los porcentajes de remoción de PO4
3-
 fueron 
superiores en ambos casos y más del 50% de remoción se reportó en un período máximo 
de 2 días. No obstante, Chlorella sp. inmovilizada reportó una tasa de remoción similar 
al estudio antes mencionado, mientras que Chlamydomonas sp. inmovilizada tuvo una 
  
tasa inferior. Esto último se puede deber a que en el estudio de Zamani et al (2012) se 
consideró un tiempo de retención menor (8 días) al utilizado en esta investigación para 
Chlamydomonas sp., lo cual afecta en el cálculo de la tasa de remoción. Shi et al. (2014) 
reportaron una concentración inicial muy cercana de N-NO3
-
 (5.85 mg/l) y PO4
3-
 (2 
mg/l)  en uno de sus tratamientos (aguas residuales luego de sedimentación secundaria 
con la adición de PO4
3-
 para simular el proceso de precipitación inactiva de fósforo). La 
cepa de Hallochlorella rubescens, inmovilizada en láminas de nitrocelulosa en un 
sistema de capa doble, pudo remover el 82.9% de N-NO3
-
 y 70.4% de PO4
3- 
en 24 horas. 
Si bien todos los cultivos microalgales, con excepción de Chlorella sp. libre, pudieron 
remover un porcentaje mayor de PO4
3-
 en el mismo tiempo, la reducción en la 
concentración de N-NO3
-
 fue de aproximadamente un 25% menor. Otros estudios con 
concentraciones iniciales similares de PO4
3-
 han reportado porcentajes de remoción de 
entre 74% a 100% en un período mínimo de 4 horas y máximo de 24 días (Larsdotter et 
al., 2007; Wang et al., 2013; Zhang et al., 2012). Todo esto sugiere que las cepas de 
Chlorella sp. y Chlamydomonas sp. aisladas en esta investigación, indistintamente de la 
forma en que hayan sido cultivadas, pueden utilizar PO4
3-
 incluso a muy bajas 
concentraciones. 
Si tomamos en cuenta el resto de investigaciones sobre remoción de nutrientes por parte 
de microalgas, encontramos que las diferentes especies de Chlorella tienen un rango de 
remoción de N y P de entre 8% a 100%, mientras que Chlamydomonas sp. reportaron un 
rango de entre 13% a 90% (Gonzalez et al., 1997; Lee y Lee, 2001; Chacón et al., 2004; 
Aslan y Kapdan, 2006; Khan y Yoshida, 2008; Zhang et al., 2008; Infante et al., 2010; 
Kong et al., 2010; Ruiz-Marin et al., 2010; Wang et al., 2010b; Hongyang et al., 2011; 
Hernández-Reyes et al., 2012; Kothari et al., 2013). Los cultivos microalgales del 
presente estudio tuvieron porcentajes de remoción que se encontraron cercanos a los 
valores máximos reportados para ambas cepas. En comparación a otros métodos de 
tratamiento terciario, porcentajes altos de PO4
3-
 (76-80%) fueron removidos tan solo en 
un día en casi todos los cultivos, lo que es superior a lo reportado en HRAP (hasta un 
80% en 2 a 6 días) pero ligeramente inferior a lo removido por los métodos químicos (de 
  
entre 80 %-100% en 0.3 a 0.5 días) (Oswald, 1998; Hoffmann, 1998; Shi et al. 2007). 
Asimismo, se encontró que la remoción de PO4
3-
 fue superior a la de N-NO3
-
 en casi 
todos los cultivos, esto debido, principalmente, a que el ratio inorgánico de N/P no 
estuvo dentro del rango óptimo y, por lo tanto, la absorción de N-NO3
-
 se ralentizó (Cai 
et al., 2013). Las concentraciones finales de ambos nutrientes no superaron los valores 
máximos permitidos en Perú en lagos y lagunas para la conservación del medio acuático  
(Decreto Supremo N° 002-2008-MINAM). 
El IE se define como el ratio entre la máxima concentración de P o N y la máxima 
biomasa alcanzada, medida esta última como el contenido total de clorofila en el cultivo. 
Este índice ha sido utilizado por Jiménez-Pérez et al. (2004) y Pérez-Martínez et al. 
(2010) y, aunque no es muy difundido entre los estudios de remoción de nutrientes por 
parte de microalgas, es de gran utilidad al momento de seleccionar una cepa ideal para el 
tratamiento de aguas residuales. La eficacia en la remoción de N-NO3
-
 por parte de los 
cultivos microalgales del presente estudio, especialmente de Chlorella sp. libre, fue 
superior a la reportada en los dos estudios antes mencionados (0.86-25.22 mg N/mg chl 
a). Para el caso de PO4
3-
, si bien los valores reportados no superaron el IE máximo 
(64.34 mg P/mg chl a), estuvieron por encima de los valores obtenidos para la mayoría 
de cepas utilizadas en dichos estudios (0.39-6.21 mg P/mg chl a).  
Con el fin de determinar si procesos ajenos al metabolismo microalgal pudieron 
disminuir o aumentar la concentración de nutrientes en el medio, el diseño experimental 
incluyó los tratamientos Control (solo agua residual) y Alginato (agua residual + discos 
de alginato sin algas). Se sabe que en pH alto (por encima de 8) los PO4
3-
 pueden 
precipitar en presencia de iones Ca (Larsdotter et al., 2007). Asimismo, como resultado 
de un tiempo corto de gelificación (1 h), la matriz de alginato puede incrementar las 
concentraciones de dicho nutriente al producirse un intercambio de cationes entre los 
iones sodio (Na
+
) y calcio (Ca
2+
), lo que vuelve a solubilizar los precipitados, acumular 
el Ca
2+ 
en la matriz y dejar libre los iones PO4
3- 
en el medio (Zamani et al., 2012). Para 
el caso de N-NO3
-
, estos pueden quedar adsorbidos en las matrices de inmovilización 
  
(Abdel Hammed, 2007). Durante todo el experimento, la concentración de nutrientes no 
varió significativamente ni se apreció precipitación de PO4
3- 
en dichos tratamientos a 
pesar de que el pH promedio fue de 8.3. Es interesante notar que el pH promedio en los 
cultivos microalgales tuvo un valor de 8.2, similar a lo encontrado en los tratamientos 
Control y Alginato, pero  que tampoco se evidenció precipitación alguna de PO4
3-
. Esto 
se puede deber a las bajas concentraciones de PO4
3-
 encontradas en los tratamientos 
(Larsdotter et al., 2007). Todo esto sugiere que los procesos ajenos al metabolismo 
microalgal no tuvieron una influencia significativa en la remoción de nutrientes en la 
presente investigación y que el tiempo de gelificación (2 h y media) fue el adecuado para 
evitar el aumento de PO4
3-
 en presencia de la matriz de alginato. 
El análisis de ANOVA de dos vías indicó que el factor que más influyó en el porcentaje 




 fue la inmovilización, ya que provocó un 
descenso en los valores de dichos parámetros. Diversos estudios han demostrado que la 
inmovilización favorece la remoción de nutrientes en cultivos microalgales (Hoffmaan, 
1998; Mallick, 2002; Abdel Hammed y Hammouda, 2007; de-Bashan y Bashan, 2010). 
No obstante, esta tendencia no es apoyada por los resultados presentados y compartida, 
en el caso de N, con Jiménez-Perez et al. (2004). Una posible explicación es que 
solamente una proporción de las células inmovilizadas se encontró metabólicamente 
activa (Tam et al. 1994). Además, la concentración celular inicial en la matriz es vital 
para aumentar la remoción de nutrientes (Zhang et al., 2012), lo que puede explicar las 
diferencias encontradas en los cultivos de Chlorella sp. al presentar NTC iniciales 
diferentes (Chlorella sp. libre: NTC=19.65 x106 cel; Chlorella sp. inmovilizada: NTC= 
10 x10
6
cel; p=0.016). Con respecto al IE, el tipo de cepa y su interacción con la forma 
de cultivo también influyeron significativamente en este parámetro. Las diferencias 
señaladas en el IE de PO4
3-
 podrían estar relacionadas a características específicas de 
cada especie en lo concerniente a su composición o a la capacidad de consumo de lujo 
de dicho nutriente (Reynolds, 2006). Además, es importante notar que la inmovilización 




, influencia que no 
había sido reportada previamente (Jiménez-Pérez et al., 2004; Pérez-Martínez et al., 
  
2010). En cualquier caso, la remoción de nutrientes en los cultivos inmovilizados aún 
reportaron valores altos, por lo que un tiempo de ―inanición‖ (starvation) de 48 horas 
previas al tratamiento de las aguas residuales o la co-inmobilización con alguna bacteria 
promotora de crecimiento podría mejorar significativamente dicha capacidad (de-Bashan 
et al., 2004; Zhang et al., 2012). 
El proceso de inmovilización no afectó la viabilidad celular de las cepas utilizadas en 
esta investigación. Esto es similar a lo reportado por Roa Parra et al. (2012) para 
Acutodesmus incrassatulus, los cuales utilizaron como indicador el crecimiento durante 
5 días post-inmovilización, y por Zhang et al. (2012) para Chlorella sp., quienes usaron 
el contenido de clorofila a para el mismo fin. Esto nos indica que las microalgas 
utilizadas en el tratamiento de aguas residuales podrían ser reutilizadas en procesos 
posteriores o mantenerse en ciclos alternados o continuos de tratamiento.  
Finalmente, Zamani et al. (2012) señalaron tres características que debería tener una 
cepa microalgal para ser considerada como candidata en el tratamiento de aguas 
residuales mediante inmovilización: 1) alta remoción de nutrientes; 2) adecuado 
crecimiento en la matriz de inmovilización con baja ―fuga‖ celular; y 3) manejabilidad y 
fácil cultivo en el laboratorio. Las cepas de Chlorella sp. y Chlamydomonas sp. 
utilizadas en el presente estudio reúnen estas características debido a que: 1) han 
presentado altos porcentajes de remoción, así como altos IEs, para los nutrientes en 
cuestión; 2) su crecimiento no se vio afectado significativamente por el proceso de 
inmovilización ni se detectó ―fuga‖ alguna de células; y 3) son cepas que no tienen 







Las cepas unialgales no axénicas aisladas de los afluentes de la Planta de Tratamiento de 
Aguas Residuales ―Ing. Alejandro Vinces Araoz‖ (Lima, Perú) correspondieron a 
Chlorella sp. y Chlamydomonas sp. (Chlorophyta), las cuales pudieron adaptarse bien a 
condiciones de laboratorio previo a la experimentación. 
En Medio Basal Bold (MBB), Chlamydomonas sp. reportó el crecimiento más rápido 
(r=2.47±0.17/días) comparado con Chlorella sp.(r=1.37±0.10/días), aunque esta última 
alcanzó la densidad celular final más alta (11.67±2.32 x10
6
 cel/ml)  
Los cultivos libres crecieron bien en los efluentes de la Planta de Tratamiento de Aguas 
Residuales, aunque su cinética de crecimiento se vio ralentizada (Chlorella sp. libre, 
r=0.51±0.08/días; Chlamydomonas sp. libre, r=2.11±0.47/días)  en comparación a lo 
presentado en Medio Basal Bold.  
Los cultivos inmovilizados presentaron un incremento significativo de su densidad 
celular, con respecto a su valor inicial, en los efluentes de la Planta de Tratamiento de 
Aguas Residuales (6 veces en Chlorella sp. y 27 veces en Chlamydomonas sp.).  
Chlorella sp. libre fue el cultivo que reportó uno de los valores más altos de porcentaje 
(71.25±10.50%) y tasa de remoción (0.43±0.15 mg/l/día) de N-NO3
-
, y los máximos 
valores de dichos parámetros para PO4
3-
 (83.69±1.85%; 0.09±0.01 mg/l/día), así como 
para el Índice de Eficacia (IE) de ambos nutrientes (IEN=186.67±48.37 mg N-NO3/mg 
chl a; IEP=38.39±10.19 mg PO4/mg chl a). 
Chlamydomonas sp libre reportó el máximo valor de porcentaje de remoción de N-NO3
-
 
(75.08±2.32%) y una tasa de remoción de este nutriente (0.38±0.02 mg/l/día) y valores 
en los parámetros de remoción de PO4
3-  
(82.11±1.81%; 0.09±0.01 mg/l/día) similares a 
los de Chlorella sp.libre. El índice de eficacia (IE) de ambos nutrientes fue similar en 
  
ambos tipos de cultivo de Chlamydomonas sp (IEN: libre=33.98±5.50 mg N-NO3/mg chl 
a, inmovilizada=29.71±6.86 mg N-NO3/mg chl a; IEP: libre=6.33±1.39 mg PO4/mg chl 
a, inmovilizada=5.77±1.13 mg PO4/mg chl a), pero inferiores a los de Chlorella sp. 
libre. 
 
La forma de cultivo (libre o inmovilizado) fue el factor de mayor influencia en la 
capacidad de remoción de nutrientes, mientras que el IE también se vio afectado por el 
tipo de cepa y su interacción con la forma de cultivo. El proceso de inmovilización no 













Evaluar la utilización de microalgas en el tratamiento terciario de aguas residuales para 
la conservación de ambientes continentales y marinos 
Realizar estudios de remoción de dichos nutrientes en cultivos semi-continuos y 
continuos con volúmenes mayores de aguas residuales utilizando las mismas cepas o 
aislando otras residentes en aguas residuales. 
Evaluar el efecto del tratamiento de aguas residuales con microalgas sobre otros 
parámetros fisicoquímicos (DQO, DBO, metales pesados, etc.) 
Utilizar otras matrices (naturales o sintéticas) en los procesos de inmovilización con el 
fin de elegir la más óptima según los requerimientos de cada efluente a tratar. 
Experimentar con sistemas de co-inmobilización bacteria-alga o consorcios microalgales 
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ANEXO 1  
Componentes del Medio Basal Bold (MBB) (Bold, 1949 y Bischoff y Bold, 1963). 
Tomado de Andersen et al. (2005). 
Componente Solución stock (g/L 
dH₂O) 
Cantidad usada Concentración (M) en el 
medio de cultivo final 
Macronutrientes 
NaNO₃ 25.00 10 ml 2.95 x      
CaCl₂ . 2H₂O 2.50 10 ml 1.70 x      
MgSO₄ . 7H₂O 7.50 10 ml 3.04 x      
K₂HPO₄ 7.50 10 ml 4.31 x      
KH₂PO₄ 17.50 10 ml 1.29 x      
NaCl 2.50 10 ml 4.28 x      
Solución alcalina de EDTA 1 ml  
Na₂EDTA 50.00  1.71 x      
KOH 31.00  5.53 x      
Solución de fierro acidificada 1 ml  
FeSO₄ . 7H₂O 4.98  1.79 x      
H₂SO₄  1 ml  
Solución de Boro 1 ml  
H₃BO₃ 11.42  1.85 x      
Solución de metales traza 1 ml  
ZnSO₄ . 7H₂O 8.82  3.07 x      
MnCl₂ . 4H₂O 1.44  7.28 x      
MoO₃ 0.71  4.93 x      
CuSO₄ . 5H₂O 1.57  6.29 x      





Fórmulas para el cálculo de los parámetros cinéticos de crecimiento (Wood et al., 2005) 
y biovolumen final (adaptado de Hillebrand et al., 1999) 
1) Tasa intrínseca de crecimiento 
  




                                           
                                                             
                                                           
                               
    
2) Número de divisiones por día 
  
           
  
   
3) Tiempo de duplicación 
   
      
 
      
4) Biovolumen final  
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et al., 2004; Aslan y Kapdan, 2006) 
1) Porcentaje de remoción  
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Donde: 
                                      
                                                              
                                                    
 
2) Tasa de remoción 
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3) Índice de eficacia 





                     
            
        
 
                                                           





Parámetros fisicoquímicos de las aguas residuales de la PTAR ―Ing. Alejandro Vinces 
Araoz‖.  
Parámetros Afluente Efluente 
Conductividad 560 µS/ cm 346 µS/ cm 
Nitrato 12.52 mg/l 5.06 mg/l 
Nitrito 0.8 mg/l 0.04 mg/l 
Fosfatos 0.6 mg/l 1.00 mg/l 
Amonio 0.06 mg/l 0.08 mg/l 
DBO
T 
5.38 mg/l 4.78 mg/l 
Aceites y grasas
T 
4.8 mg/l 2.2 mg/l 
T 
Parámetros tomados de la ―Memoria Descriptiva de la Planta de Recuperación y 
Tratamiento de Aguas de Regadío – Intihuatana‖ (2006). 
